















Ammonium  sensitivity  of  plants  is  a  worldwide  problem,  constraining  crop  production. 2 
Prolonged application of ammonium as the sole nitrogen source may result in physiological 3 
and morphological  disorders  that  lead  to  decreased  plant  growth  and  toxicity.  The main 4 
causes  of  ammonium  toxicity/tolerance  described  until  now  include  high  ammonium 5 
assimilation  by  plants  and/or  low  sensitivity  to  external  pH  acidification.  The  various 6 
ammonium  transport‐related  components,  especially  the  non‐electrogenic  influx  of  NH3 7 
(related  to  the  depletion  of  15N)  and  the  electrogenic  influx  of  NH4+, may  contribute  to 8 
ammonium accumulation, and therefore to NH3 toxicity. However, this accumulation may be 9 
influenced by  increasing K+ concentration  in the root medium. Recently, new  insights have 10 




of ammonium  toxicity are outlined  to  improve  the yield of ammonium‐grown plants. This 15 
review  identifies  future  directions  of  research,  focusing  on  the  putative  importance  of 16 































applies  to  species  including  NH3  to  NO3‐,  covering  the  valence  spectrum  from  ‐3  to  +  5 44 
(excluding  0,  the  valence of N2).  In nature,  the  conversion of N2  into  reactive nitrogen  is 45 
mediated by biological N2 fixation and by atmospheric lightning. However, the fixation of N2 46 
through natural processes is insufficient to ensure the food production necessary to maintain 47 







excess  reactive  nitrogen  in  the  environment  and  its  contributions  to  climate  change  and 55 
biodiversity  loss  cost  the European Union between 70 and 320 billion € per year  [1]. The 56 
scientific proposal “20:20 for 2020 goal” addressed global intergovernmental cooperation to 57 









chemical  nature  of  the  soil,  pH,  temperature,  the  accumulation  of  organic  compounds, 65 
oxygenation, light, and CO2 [2–4]. Soils with low pH and anoxic conditions (such as those found 66 
in wetlands  including  fens, bogs,  saltmarshes, mangroves and  rice paddies) exhibit higher 67 
ammonification than nitrification rates [2,5] and so are rich in NH4+. In many soils of natural 68 
and  semi‐natural  ecosystems,  NH4+  is  the  predominant  N  source,  presenting  a  mean 69 





pH,  CO2  concentration  and  light  intensity  can  affect  the  threshold  for NH4+  toxicity  (e.g., 75 
[3,4,7,12]; Fig. 1). Crops, such as potato or sugar beet, are generally more sensitive to NH4+ 76 
than  their  respective wild  relatives  (reviewed  in  [2]). However,  some  crops,  such  as  rice, 77 
blueberries and onions, are adapted  to high NH4+  concentrations  [2] and  rarely  reach  the 78 
threshold for NH4+ toxicity. In the case of trees, higher sensitivity to ammonium is often found 79 




































modification  of  the  root  system  architecture;  commonly  observed modifications  include: 112 
shorter  primary  root  systems  [e.g.,[8,23]];  the  inhibition  of  root  elongation,  embracing 113 







AMT1‐type  transporter  family  (LjAMT1;3  gene)  appears  a  good  candidate  for  the  agent 121 
responsible  for  promotion  of  the  characteristic  NH4+‐root  phenotype  for  the  following 122 
reasons: its transcription is induced in the same range of NH4+ concentrations that promotes 123 














which  showed  that NH4+  supply  (2 mM)  does  not  affect  the  operation  of  photosynthetic 136 














because  this NH4+ nutrition did not  impair photosynthetic  capacity but  increased  the  leaf 151 
levels  of mitochondrial  reactive  oxygen  species  (ROS)  [32].  This  finding  is  consistent with 152 
several studies showing that NH4+ nutrition  leads to  increased  lipid peroxidation, enhanced 153 















plants  to  tolerate  high  NH4+  concentrations  depends  on  several main  drivers:  (i)  root  C 167 





  When  first  proposed  as  a  mechanism  to  explain  plant  NH4+  toxicity,  the  futile 173 
transmembrane  NH4+  cycle  hypothesis  [36]  linked  the  futile  cell  cycling  of  NH4+  uptake 174 























strong evidence concerning the physiological  implications of NH3 futile cycling  [38]  (Fig. 3). 196 
This correlation  is also supported by  later data   on  two model species, A.  thaliana and M. 197 









the  involvement  of  transporters  of  the  MEP/AMT/Rh  protein  family.  The  MEP/AMT/Rh 205 
proteins transporting NH3 most likely recruit NH4+ from the extracellular medium, deprotonate 206 


















NH4+  transport  and  acidified  the  external medium,  thereby  functionally  complementing  a 223 
yeast mutant that was deficient in NH4+ transport [42]. In barley, inhibitors (albeit nonspecific) 224 
of AQP such as Hg2+, H2O2 and propionic acid suppressed NH4+ uptake, further implicating AQP 225 




this  study,  new  insights  into  the  substrate  selectivity  and  the  conceivable  via  for  NH4+ 230 
deprotonation are given  for the ammonia‐permeable AQP AtTIP2;1  from A. thaliana. Since 231 
yeast  cells  contain  only  2  non‐orthodox  AQP, which  can  also  transport  other molecules 232 




















medium  [47]. K+ can decrease NH4+ toxicity:  i) by  increasing  the  incorporation of NH4+  into 251 
organic  N‐compounds  by  activating  enzymes  such  as  glutamine  synthetase,  glutamate 252 





  Together,  these  findings  indicate  the  existence  of  two  NH4+‐transport‐related 258 
components that operate at high NH4+ concentrations and contribute to NH4+ accumulation in 259 
the cell with toxic effects: i) the non‐electrogenic flux of NH3 across cell membranes, which is 260 














plant  defense  [33].  While  the  GDH  induction  may  be  related  to  its  anaplerotic  activity 273 
implicated  in  the changes  in  the C/N balance  [19],  the pathogenesis‐related response may 274 
reflect the extracellular acidification caused by NH4+/NH3 uptake [33].  275 
Another  important  gene  involved  in  NH4+  nutrition  is  the  GDP  mannose‐276 
pyrophosphorylase (GMPase; [23,48]), which produces GDP‐mannose from GDP‐mannose 1‐277 




in  roots  [48].  Strong  correlations  between  the  extents  of  decreased GMPase  activity,  the 282 
degrees of defective N‐protein glycosylation  in  the  roots, and  the different magnitudes of 283 
growth  retardation exhibited by wild  type and defective GMPase mutant  seedlings  in  the 284 
presence  of  NH4+  were  also  shown.  In  contrast,  the  enzyme  GDP  mannose‐285 
pyrophosphohydrolase, which  catalyzes  the  reverse  reaction  to produce GDP mannose 1‐286 
phosphate, induced the growth of A. thaliana plants under NH4+ nutrition, which is attributed 287 
to the modulation of the protein N‐glycosylation in the roots [49]. Furthermore, the GMPase 288 










thaliana  [51]  and  showed  changes  in  the  expression  of  genes  that  are  involved  in 297 





confirmed  by  “Omics”  studies.  Heme‐heme  oxygenase  1,  a  novel  antioxidant  regulatory 303 
enzyme that has recently been detected  in plants,  is  involved  in the  improvement of plant 304 
tolerance to NH4+ in both NH4+ tolerant (rice) and sensitive species (A. thaliana) [52]. Higher 305 
NH4+ tolerance was achieved both by the activation of antioxidant defense signaling and by 306 
the modulation  of  ROS  homeostasis,  thereby  neutralizing  excess  oxygen  species  that  are 307 
produced in response to NH4+ excess [52].  308 
It  was  also  found  that  genes  involved  in  cell  wall  loosening  (polygalacturonases, 309 















  In  the scenario of NH4+ sensitivity and  tolerance, various  factors are  involved  in  the 323 
cross‐talk  signaling  that determines plant growth and development,  including NO3‐, which 324 
alleviates NH4+ toxicity, even when present at very low concentrations (see [7] for a review). 325 
Curiously,  the alleviation of NH4+ toxicity by NO3‐  is not associated with  lower  tissue NH4+ 326 
accumulation;  or with  organic  anion  and  inorganic  cation  depletion  (symptoms  that  are 327 
associated with NH4+ toxicity) in A. thaliana shoots [55]. It has been demonstrated that both 328 
the NO3‐ transporter NRT1.1 and NO3‐ itself participate in the regulation of endogenous auxin 329 
uptake  in  root  cells. Auxin  is  known  to  stimulate  lateral  root  development,  although  the 330 





signaling  in NH4+‐grown primary roots has been studied  in an A. thaliana  line containing an 336 
 17 
 
auxin  responsive  reporter, DR5:GUS‐reporter. This  line exhibited an acute decrease  in  the 337 
reporter response to auxins under NH4+‐nutrition, but the growth of its roots was only partially 338 
rescued with exogenous auxin [51].  In contrast, NRT1.1‐defective mutants exhibited higher 339 
tolerance  of  high  concentrations  of  NH4+,  and  nitrate  application  did  not  enhance  this 340 
tolerance  of  NH4+  of  NRT1.1‐defective mutants;  it was  therefore  concluded  that  a  NO3‐‐341 
independent function of NRT1.1 exists. These researchers noted the regulatory role of some 342 
genes that are relevant to the aliphatic glucosinolate‐biosynthetic pathway; these genes were 343 







absence  of  NO3‐  [25],  an  approach  that  excludes  microorganisms  that  could  produce 351 
phytohormones or NO3‐. Roots (both main and lateral) grew more slowly on NH4+‐ and urea‐ 352 
grown plants  than on NO3‐‐grown plants,  and  the  total  length of  the plant was positively 353 
correlated with auxin content, although no recovery was detected when auxin was applied 354 
externally  to  NH4+‐  and  urea‐grown  plants.  These  results  are  consistent  with  the  roles 355 
proposed for NO3‐ and NRT1.1, which do not regulate the initiation of lateral root primordia 356 
but slow their development  in the absence of NO3‐ [25,56]. Together, these results suggest 357 









plants with mutations  in  the arginase  isoenzymes ARGAH1 or ARGAH2  (encoding arginine 365 
amidohydrolase‐1 and ‐2, respectively), which exhibited a higher accumulation and efflux of 366 
NO,  also  promoted  the  formation  of  lateral  and  adventitious  roots.  Furthermore,  these 367 
mutants  responded  to  the  auxin  analog  naphthaleneacetic  acid  by  increasing  their  NO 368 
contents.  Additionally,  exogenous  exposure  of  the  A.  thaliana  arginase mutant  plants  to 369 
naphthaleneacetic acid resulted in a doubling of the number of lateral roots, thus confirming 370 
the  importance  of  auxin‐mediated  regulation.  Consistently,  both  mutants  presented 371 
increased auxin signaling in the root tips, emerging lateral roots, and hypocotyls. Currently, 372 













is  present  in  some  lower  photosynthetic  eukaryotic  phyla,  such  as  Rhodophyta  and 384 
Stramenopila  [61].  Thus,  in  diatoms,  this  type  of  urea  cycle  serves  as  a  distribution  and 385 
repackaging hub for inorganic C and N, and contributes significantly to the metabolic response 386 
of diatoms to episodic N availability. In contrast, plants appear to have a functional CPS‐type 387 
II  that uses glutamine as  the NH3  source  for  synthesis of  carbamoyl‐P  [62]. Consequently, 388 




  The plant urea cycle  includes a biosynthetic phase  that produces arginine, which  is 393 
followed by a catabolic phase in which arginine can be degraded either by arginase to produce 394 
urea  and  ornithine,  or  by  serving  as  a  substrate  for  arginine  decarboxylase,  producing 395 
agmatine  (Fig.  4).  Ornithine  can  condensate  with  a  carbamoyl  phosphate molecule  in  a 396 
reaction  catalyzed  by  ornithine  transcarbamylase  to  produce  citrulline  and  other 397 




not  as  clear  as  it  is  in  diatoms  [63],  and  the  biosynthetic  phase  may  be 402 
temporally/developmentally  distinct  from  the  catabolic  phase.  However,  it  may  be  a 403 







exogenously,  the  polyamines  spermidine  and  spermine,  but  not  putrescine  or  arginine, 409 
enhanced NO  production  in  A.  thaliana  plants  [65].  Additionally,  another  research  group 410 
observed that the exogenous application of spermidine increased NO biosynthesis in control 411 
plants  but  not  in  two  knock‐out mutants  of  the  Cu‐amino  oxidase‐1  and  ‐2  isoenzymes; 412 




polyamine  deamination,  further  impairing  polyamine metabolism.  Additionally, metabolic 417 
studies showed that arginine was accumulated under stress by ammonium nutrition  in pea 418 
and  in  Arabidopsis  plants,  possibly  indicating  impairment  of  polyamine  synthesis  [19,59]. 419 
Interestingly, high  irradiance, which  improved  tolerance  to ammonium  in pea plants, also 420 
reduced  the  relative  arginine  content;  this  arginine  was  apparently  transformed  into 421 









These  factors  include: higher  light  intensity  [3,12,19];  increased CO2 concentration  [4];  the 429 
exogenous supply of organic or  inorganic carbon [66], which partially reverses C‐starvation 430 
symptoms  associated  with  ammonium  nutrition;  increased  concentrations  of  K+  that 431 
eventually  inhibiting  the entrance of NH4+, as  shown  for  rice  (a very  tolerant plant, which 432 
exhibited  even  greater  tolerance  of  ammonium  at  higher  K+  concentrations  [44,47]);  and 433 
complementation with nitrate at low doses, which has long been practiced in agriculture. In 434 
crop soils, the usual  fertilization of ammonium together with nitrate, either  in the  form of 435 
NH3NO3 or using  the  remainder of previous agricultural manures, may counterbalance  the 436 
effect  of NH4+,  as  the NO3‐  uptake  alkalinizes  the  rhizosphere  [2]  and  exerts  the  positive 437 
regulatory effect mentioned  in  the previous  section.  In addition  to  the previous biological 438 




that  is mediated by pH  regulation  [35]. Accordingly, SLAH3 orthologs  represent promising 443 
targets for crop enhancement [35]. Together, these findings suggest that controlling the pH 444 













  Recent  findings  in  the  laboratory  regarding  ammonium  tolerance might determine 456 





plant  cells  and  the  natural  N  isotopic  signature  might  have  important  agricultural, 462 
environmental and technical applications (e.g., as a novel indicator for ammonium tolerance, 463 
fertilizer management, or measuring pH balance in aquatic environments).  464 
Moreover,  the use of A.  thaliana,  for which accessions with very distinct ammonium 465 
tolerances are available, is aiding progress in understanding ammonium toxicity, although this 466 
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with  toxic effects. Ammonium uptake  is believed  to be  achieved by  the diffusion of non‐667 
electrogenic  flux of NH3 across  the plasma membrane, which might be  facilitated by AQP. 668 
Once NH3 enters the cell, it is re‐protonated to form NH4+ (at neutral pH) in the cytosol, which 669 
causes a  transient alkalinisation of  the cytosol. This non‐electrogenic  flux  is  related  to  the 670 
depletion of 15N  in plant tissues  in relation to the NH4+ source. The  light N‐isotope  (14N)  is 671 




























Fig.  4.  The  urea  cycle  in  plants, which  is  linked  to  the  polyamines  synthesis.  Carbamoyl 696 
phosphate is synthesized from glutamine, but not from NH4+ in plants. Arginine and ornithine 697 
can be used as the precursors of polyamines synthesis. Inter‐conversions of polyamines give 698 
rise  to  NH4+  and  H2O2  molecules  that  result  from  oxidases  catalysis.  The  enzymes  are 699 
represented  inside a circle as: AIH, agmatine  imidohydrolase; AsL, argininosuccinate  lyase; 700 











AQP  in  ammonium  influx;  and  the  identification  of  genes/loci  involved  in  ammonium 710 
sensitivity/tolerance. The colours of the boxes are related to the plant tissues whose study is 711 
suggested, corresponding to locations of question marks on the figure. 712 
 713 
